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Las gotas lipídicas (LDs) son orgánulos intracelulares que coordinan el 
almacenamiento y la movilización de los lípidos, siendo ambos procesos especialmente 
importantes en las células especializadas en la gestión de estos compuestos, los 
adipocitos. En estos procesos participan activamente otros orgánulos celulares, en 
interacción con las LDs, como el retículo endoplásmico (RE), las mitocondrias y los 
peroxisomas. Concretamente, existen zonas de contacto entre el RE y las mitocondrias, 
denominadas membranas asociadas a mitocondrias (MAMs), en las cuáles tiene lugar el 
transporte no vesicular de lípidos en ambos sentidos. Por este motivo, se propone que 
este sistema sirva, también, para suministrar lípidos a las LDs así como para enviar 
lípidos hacia las mitocondrias para su β-oxidación o para llevar a cabo etapas 
intermedias en la síntesis de triglicéridos y fosfolípidos. De esta forma, se garantiza el 
turnover necesario a la hora de acumular lípidos en las LDs. Análisis proteómicos de 
LDs previos han identificado a la GTPasa de bajo peso molecular Rab18 como un 
componente de la superficie de la LD. Rab18 está involucrada en la regulación de los 
procesos de lipogénesis mediada por insulina y en la lipólisis inducida por estímulos β-
adrenérgicos, probablemente facilitando la interacción de las LDs con membranas del 
RE y el intercambio de lípidos entre estos compartimentos. En este trabajo, se ha 
estudiado la localización intracelular de Rab18 en relación con mitocondrias y con las 
regiones especializadas de la membrana del RE que interaccionan con ellas, las MAMs. 
Mediante estudios bioquímicos y de imagen, se muestra que Rab18 está presente en 
toda la superficie de las LDs así como en áreas concretas de contacto con las 
mitocondrias que podrían corresponder con las MAMs. En conjunto, estos datos apoyan 
la idea de que Rab18 podría facilitar el acercamiento y/o anclaje de LDs y mitocondrias 
a MAMs en adipocitos 3T3-L1. Además, el presente trabajo ha contribuido al desarrollo 
y validación de un método optimizado para establecer el lipidoma de LDs aisladas de 
adipocitos 3T3-L1, que permitirá conocer con detalle la composición lipídica de estos 
orgánulos y determinar los cambios que tienen lugar en células en respuesta a cambios 
en los niveles de expresión de Rab18. Los resultados obtenidos en el presente trabajo 
ayudarán a comprender mejor la función específica de esta GTPasa en relación al 
metabolismo lipídico y a los cambios adaptativos que experimenta en condiciones 









2.1. El tejido adiposo 
 
Durante mucho tiempo, el tejido adiposo ha sido considerado como un mero 
depósito pasivo de grasa. Sin embargo, en la actualidad se acepta que constituye un 
depósito energético altamente dinámico, que almacena el exceso de energía en forma de 
triglicéridos (TAGs), mediante el proceso de lipogénesis, y lo libera, en periodos de 
deficiencia nutricional, de una forma estrictamente regulada (Ducharme y Bickel, 
2008). Así, durante el ayuno, los TAGs son rápidamente hidrolizados a través de la 
activación de las vías lipolíticas y los ácidos grasos resultantes son transportados hasta 
otros tejidos, donde son utilizados como fuente de energía (Guilherme et al., 2008). 
Además, el tejido adiposo constituye un sitio fundamental de captación de glucosa, que 
se utiliza con una doble finalidad: la producción de energía para el funcionamiento 
celular y la  síntesis del glicerol requerido para la esterificación de los ácidos grasos y su 
almacenaje (revisado en Malagón et al., 2013). 
Los lípidos almacenados también se pueden utilizar como sustrato para la 
síntesis de otras moléculas fundamentales para la función celular, tales como los 
fosfolípidos de membrana. A su vez, los productos de la hidrólisis de TAGs, 
diacilglicerol (DAG) y ácidos grasos libres, pueden actuar como moléculas 
señalizadoras, en adipocitos o en otros tipos celulares (Murphy, 2001; Kuerschner et al., 
2008). Concretamente,  los ácidos grasos procedentes del tejido adiposo ejercen este 
papel mediante su unión a receptores nucleares, tales como los de la familia de 
receptores activados por proliferadores de peroxisomas (PPAR; Peroxisome 
proliferator-activated receptor), que actúan como factores de transcripción regulando la 
expresión de numerosos genes (revisado en Christoloudides et al., 2009). De esta forma, 
los ácidos grasos libres intracelulares en exceso pueden perturbar la integridad de la 
bicapa de fosfolípidos, alterar las vías de señalización de lípidos e inducir, entre otros 
procesos, la apoptosis (Mishra y Simonson, 2005). La esterificación de ácidos grasos 
libres con glicerol y el almacenaje de TAGs en los orgánulos celulares encargados de 
dicha función, las gotas lipídicas (LDs),  proporcionan a las células una vía para regular 
la disponibilidad de sustratos para la utilización de energía y de las moléculas 
señalizadoras de naturaleza lipídica, así como de metabolitos potencialmente tóxicos. 
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Por otra parte, tras el descubrimiento de la leptina (Zhang et al., 1994), se 
empezó a considerar al tejido adiposo como un verdadero órgano endocrino. Así, hoy en 
día se acepta que dicho tejido secreta, además de leptina, una gran variedad de 
hormonas y citoquinas con actividad biológica, genéricamente conocidas como 
adipoquinas (Kershaw y Flier, 2004). Las adipoquinas median la comunicación entre el 
tejido adiposo y otros órganos, como cerebro, músculo e hígado, para coordinar la 
homeostasis energética (Trayhurn y Wood, 2004), y, además, presentan funciones 
específicas en procesos como el control de la ingesta, la inmunidad, la inflamación y la 
reproducción (Guilherme et al., 2008). Otras funciones en las que participa el tejido 
adiposo son el aislamiento térmico y como amortiguador para proteger los diferentes 
órganos de daños mecánicos (Marimam y Wang, 2010). 
El tejido adiposo es un órgano complejo que se distribuye en múltiples 
localizaciones discretas, con grandes acumulaciones reconocidas como depósitos. Los 
principales depósitos grasos, constituidos por el tejido adiposo blanco (WAT), incluyen 
la grasa visceral (VAT) y la subcutánea (SAT) (Kelley et al., 2000). El primero incluye 
el tejido adiposo omental, mesentérico y retroperitoneal así como el perigonadal 
(Wajchenberg, 2000), mientras que el tejido subcutáneo se localiza debajo de la piel a lo 
largo de todo el cuerpo (Shi et al., 2009). A parte del WAT, los mamíferos contienen un 
segundo tipo de tejido adiposo, el tejido adiposo marrón (BAT), con características 
metabólicas, celulares y bioquímicas diferentes de las del WAT. A diferencia del WAT, 
que está diseñado específicamente para el almacén de energía, el BAT se encarga de 
mantener la temperatura corporal vía termogénesis sin escalofrío mediante la disipación 
de la energía almacenada en forma de calor (Virtanen et al., 2009). En relación con este 
descubrimiento, con posterioridad, se ha descrito la existencia de un tercer tipo de grasa: 
la grasa “beige” o “brite”, que, como el BAT, tiene capacidad termogénica, aunque 
presenta un patrón de expresión diferente a los adipocitos marrones clásicos (Wu et al., 
2012). De hecho, se ha propuesto que los adipocitos de grasa beige, que aparecen 
entremezclados entre los adipocitos del WAT, se corresponderían realmente con el BAT 
observado en individuos adultos (Wu et al., 2012). Estos adipocitos beige están 
programados para ser bifuncionales, es decir, son empleados como almacén energético 
en ausencia de estímulos termogénicos, pero cuando reciben las señales apropiadas, son 




2.2. Composición celular del tejido adiposo 
 
El tejido adiposo está constituido por adipocitos maduros inmersos en una matriz 
de colágeno (Marimam y Wang, 2010), en la que también residen células madre 
mesenquimales, preadipocitos, terminaciones nerviosas, células sanguíneas y tejido 
vascular, que, en conjunto, constituyen la denominada fracción del estroma vascular 
(FSV) (Frayn et al., 2003). Todos estos componentes son esenciales para el 
mantenimiento de la función del tejido adiposo. 
En concreto, los adipocitos constituyen el tipo celular más abundante del tejido. 
Son células esféricas y de tamaño muy variable, que puede oscilar entre 20 y 200 µm de 
diámetro. Los adipocitos blancos se caracterizan por contener una única gota lipídica 
central (LD, lipid droplet), y un núcleo plano localizado en la periferia celular (Bloor y 
Symonds, 2014). A pesar de estar prácticamente ocupados por la característica LD, los 
adipocitos también son ricos en orgánulos, que se localizan en la estrecha franja 
periférica que rodea a ésta. Por su parte, las células madre mesenquimales (MSCs) y los 
preadipocitos de la FSV permiten la renovación de las células maduras del tejido 
mediante el proceso de adipogénesis (Rodeheffer et al., 2008).  
 
2.3. Regulación del metabolismo lipídico en adipocitos  
 
Tanto el almacenamiento como la movilización de la reserva energética 
contenida en las LDs están sometidos a un complejo sistema de regulación 
multifactorial. La insulina es el principal regulador endocrino de los procesos de 
captación y acumulación de lípidos (lipogénesis), mientras que la lipólisis está regulada 
por varias señales hormonales, principalmente catecolaminas y péptidos natriuréticos 
(Czech et al., 2013; Moro et al., 2004). Diversos factores autocrinos/paracrinos, como 
metabolitos y prostaglandinas o las propias adipoquinas secretadas por los componentes 
del tejido adiposo, también participan en su regulación (White, 2003). 
Como ya se ha mencionado, la insulina es la hormona anabólica más potente que 
se conoce y es esencial para el mantenimiento de la homeostasis de la glucosa. Esta 
hormona se secreta por las células beta de los islotes pancreáticos en respuesta al 
aumento de los niveles circulantes de glucosa y aminoácidos después de una comida. La 
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insulina actúa sobre múltiples órganos y tejidos; en particular, respecto a los órganos 
relacionados con el metabolismo, la insulina reduce la producción de glucosa por el 
hígado y aumenta la tasa de absorción de glucosa en el músculo estriado (Shulman, 
2000). En el tejido adiposo, la insulina ejerce múltiples acciones, desde la estimulación 
de la adipogénesis hasta la regulación de la entrada de glucosa y síntesis de TAGs, así 
como la inhibición de la lipólisis (Arner, 2003). Por su parte, las catecolaminas inducen 
la lipólisis en los adipocitos (Kolditz y Langrin, 2010). Específicamente, la adrenalina y 
la noradrenalina (A y NA, respectivamente) son los principales mediadores de la 
señalización adrenérgica en el tejido adiposo (Nielsen et al., 2014).  
Finalmente, existen rutas adicionales que regulan el metabolismo lipídico, ya sea 
directamente por la señalización mediada por receptor o indirectamente, por la 
remodelación de la cascada lipolítica. Algunos ejemplos son la hormona del crecimiento 
(GH) y los glucocorticoides, que estimulan potentemente la lipólisis en humanos 
(Hansen et al., 2002; Xu et al., 2003), así como el factor de necrosis tumoral α (TNF-α), 
que actúa a través del receptor TNF-1 en adipocitos murinos (Sethi et al., 2000) y 
humanos (Ryden et al., 2002), promoviendo igualmente la hidrólisis de TAGs e 
inhibiendo el transporte de glucosa inducido por insulina.  
 
2.4. Gotas lipídicas 
 
Las gotas lipídicas o LDs son estructuras complejas y altamente dinámicas que, 
además de su papel central en la gestión de los recursos energéticos, participan en otros 
procesos tan relevantes como el almacenamiento y degradación de proteínas, la síntesis 
de membranas, la producción de moléculas derivadas de lípidos, la replicación viral o la 
protección frente a bacterias (Welte, 2015). El interés en la biología celular de este 
orgánulo se ha incrementado exponencialmente en la última década debido a la relación 
establecida entre las LDs y el desarrollo de enfermedades metabólicas (Konige et al., 
2013). A pesar de su importancia para la célula y la fisiología del organismo, se conoce 
relativamente poco acerca de muchos de los procesos básicos que ocurren en las LDs en 
diferentes tejidos. 
Las LDs son estructuras de forma redondeada cuyo diámetro puede ser muy 
variable, oscilando entre 0,1 y 5 µm en células no adipocitarias y hasta 100 µm en 
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adipocitos blancos. Están constituidas por un núcleo de lípidos neutros, especialmente 
TAGs, ésteres de colesterol,  ésteres de retinol y colesterol. Este núcleo hidrofóbico está 
rodeado por una monocapa de fosfolípidos a la que se asocian diversas proteínas 
(Walter y Farese, 2012; Reue et al., 2011; Fujimoto y Parton 2011).  
  Las LDs están en remodelación constante, creciendo o 
disminuyendo. Actualmente se acepta que se forman a partir del retículo endoplásmico 
(RE) (Farese et al., 2009). En condiciones de exceso de ácidos grasos, las LDs 
aumentan su volumen rápidamente (Farese et al., 2009). Durante el crecimiento de las 
LDs, la síntesis de lípidos neutros y fosfolípidos se realiza de forma coordinada: a 
medida que aumenta el volumen de la LD y se expande su superficie, se necesitan los 
fosfolípidos para proteger el núcleo de lípidos neutros, reducir la tensión superficial y 
prevenir la coalescencia de las LDs presentes en la célula (Krahmer et al., 2011). En 
este contexto, las proteínas que regulan la composición de fosfolípidos de las LDs son 
importantes para determinar su morfología y desempeñan un papel relevante en 
enfermedades relacionadas con el almacenamiento alterado de lípidos (Krahmer et 
al., 2011). 
 
2.4.1. Composición proteica de las gotas lipídicas  
En los últimos años ha quedado claramente establecida la asociación de una gran 
variedad de proteínas a las LDs. Estas proteínas están implicadas en procesos muy 
diferentes que, entre otros, incluyen desde la regulación de la homeostasis lipídica a la 
biogénesis de las LDs, la síntesis de fosfolípidos de membrana y hormonas esteroideas, 
la señalización celular o el almacenamiento temporal y lipidación de ciertas proteínas 
(Walter y Farese, 2012; Konige et al., 2013; Fujimoto y Parton, 2011). A continuación 
se detallan algunas de las proteínas asociadas a las LDs mejor caracterizadas hasta el 
momento. 
En primer lugar, destaca, la familia PAT de proteínas de unión a LDs que, en 
mamíferos, comprende 5 miembros: perilipina (PLIN), ADRP, TIP47, S3-12, y OXPAT 
(Wolins et al., 2006; Kimmel et al., 2010). De todos ellos, sólo PLIN está asociada a la 
superficie de las LDs de forma constitutiva; el resto se translocan hasta la superficie de 
éstas bajo diferentes estímulos (Wolins et al., 2006). Concretamente, PLIN actúa como 
una capa protectora previniendo la acción de las lipasas y juega un importante papel en 
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la movilización de grasa, ya que es fosforilada por la proteína quinasa A (PKA) tras el 
estímulo de receptores β-adrenérgicos. La PLIN fosforilada sufre cambios 
conformacionales que derivan a la exposición de los TAGs acumulados en la LD a la 
acción de la lipasa sensible a hormonas (HSL) (Greenberg et al., 1991). Por otra parte, 
la familia proteica CIDE se compone de 3 miembros. Concretamente, Cidec se expresa 
solamente en adipocitos blancos (revisado en Konige et al., 2014) tanto en RE como en 
la superficie de las LDs (Qui et al., 2008) y regula la lipólisis de los TAGs almacenados 
en las LDs (revisado en Gong et al., 2011).  Se ha propuesto que, además de inhibir la 
lipólisis, podría facilitar la fusión de la LDs (Puri et al., 2007). Además, las LDs 
presentan proteínas de síntesis de TAGs, como GAPT4, que presenta una elevada 
expresión en tejido adiposo (Pol et al., 2014) o  DGAT2, que está implicada en el 
último paso de la generación de TAGs (Gidda et al., 2011); ambas proteínas se han 
descrito, además, asociadas al RE (Gidda et al., 2011).  
Las LDs también presentan proteínas relacionadas con la regulación del tráfico 
intracelular, incluyendo proteínas SNARE y proteínas Rab (Zehmer et al., 2009). 
Además, como veremos más adelante, estudios recientes han puesto de manifiesto la 
complejidad de las interacciones de las LDs, que pueden ser tanto homotípicas, con 
otras LDs, como heterotípicas, con otros orgánulos. Actualmente se propone que estas 
interacciones, en las que intervendrían las proteínas SNARE y Rab (Zehmer et al., 
2009), pueden constituir sitios de contacto inter-orgánulos o proporcionar un 
mecanismo de tipo hemifusión para facilitar la transferencia de lípidos (Murphy et al., 
2009). Respecto a la familia de GTPasas de pequeño tamaño Rab, se han descrito un 
total de 19 proteínas Rab distintas asociadas a la superficie de las LDs, en adipocitos y 
otros tipos celulares que pueden acumular LDs (p.e., hepatocitos) (Brasaemle et al., 
2004; Liu et al., 2004). Las proteínas Rab, pertenecientes a la superfamilia de GTPasas 
monoméricas Ras, actúan como interruptores moleculares, ya que alternan entre un 
estado activo, en el que la GTPasa está asociada a GTP, y un estado inactivo, en el que 
se encuentra unida a GDP y lozalizada en el citosol (Pfeffer, 2005). En cuanto a sus 
funciones, está ampliamente demostrado que las proteínas Rab intervienen en la 
regulación de todas y cada una de las fases del transporte intracelular de vesículas 
(Zerial y McBride, 2001).  
En el caso particular de los adipocitos, sólo se han llevado a cabo estudios 
detallados sobre Rab5 y Rab18 (Liu et al., 2007; Ohsaki et al., 2006). La primera está 
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implicada en el tráfico intracelular del transportador de glucosa, GLUT4 (Kanzaki, 
2006), mientras que diferentes estudios han mostrado la asociación de Rab18 a la 
superficie de las LDs en adipocitos, especialmente en condiciones de sobreexpresión de 
esta GTPasa (Ozeki et al., 2005) o tras la estimulación de la lipólisis inducida por la 
activación mediada por el agonista β-adrenérgico isoproterenol (Martin et al., 2005). 
Estos resultados condujeron a proponer que Rab18 podría participar en el tráfico de 
lípidos (Martin et al., 2005). Además, se observó que la sobreexpresión de Rab18 
provocaba un aumento significativo en la cantidad de membrana de RE que rodea a las 
LDs (Ozeki et al., 2005), por lo que se propuso que esta GTPasa podría mediar la 
transferencia de lípidos entre estos dos compartimentos (Ozeki et al., 2005). 
Recientemente, el grupo de investigación donde se ha desarrollado este TFM, ha 
demostrado que, además de regular la lipólisis, Rab18 también participa en los procesos 
de síntesis de lípidos inducida por insulina (Pulido et al., 2011). De hecho, la 
sobreexpresión de Rab18 en adipocitos murinos 3T3-L1 provoca un aumento del 
contenido en TAGs y del tamaño de las LDs, lo que indica que Rab18 podría facilitar la 
acumulación de lípidos mediada por insulina en estos orgánulos. Por último, estudios de 
expresión en tejido adiposo procedente de pacientes con distinto grado de obesidad y/o 
sensibilidad a insulina (Pulido et al., 2011) y de diversos modelos murinos de obesidad 
(genética o inducida por dieta; Pulido et al., 2013) han permitido mostrar que la 
expresión de Rab18 incrementa en relación al aumento de masa grasa, lo que también se 
observa igualmente en condiciones de ayuno, lo que apoyaría su papel en el turnover de 
los lípidos en los adipocitos. De hecho, cada vez existen más evidencias que apoyan la 
idea de que la lipólisis conlleva, además de la liberación de ácidos grasos, la re-
esterificación de, al menos, una parte de los mismos, permitiendo así el reciclaje de los 
lípidos almacenados en las LDs. 
 
2.4.2. Composición de fosfolípidos de las gotas lipídicas  
La principal función de la monocapa de fosfolípidos es la separación del 
ambiente hidrofóbico del interior de las LDs del entorno acuoso proporcionado por el 
citosol. Para mantener la integridad de este orgánulo, su superficie debe protegerse de 
eventos de fusión espontánea con otras LDs y otros orgánulos de membrana. Durante la 
expansión rápida de las LDs, los diámetros de estos orgánulos pueden incrementarse 
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más de tres veces en cuestión de horas. Por tanto, las células necesitan sintetizar y 
transportar grandes cantidades de fosfolípidos para expandir la superficie de las LDs. 
La monocapa de las LDs difiere en su composición de otras membranas 
celulares como las del RE, el aparato de Golgi o la membrana plasmática (Tauchi-Sato 
et al., 2002). Tanto en células de mamíferos como en levaduras, el fosfolípido 
mayoritario de la cubierta de las LDs es la fosfatidilcolina (PC), seguido de 
fosfatidiletanolamina (PE), fosfatidilinositol (PI), fosfatidilserina (PS) (Leber et al., 
1994). De forma general, las LDs pueden contener otros fosfolípidos, normalmente en 
menores cantidades, aunque algunos estudios han demostrado la presencia de elevadas 
cantidades de esfingomielina (SM) en LDs aisladas de fibroblastos (McIntonch et al., 
2010) y adipocitos 3T3-L1 (Blouin et al., 2010). El ácido fosfatídico, que es un 
intermediario en la biosíntesis de lípidos, no se ha encontrado en elevadas cantidades en 
las LDs. Sin embargo, el diacilglicerol (DAG), que es el producto generado a partir del 
ácido fosfatídico, sí que es capaz de acumularse en cantidades considerables en la 
superficie de las LDs (Chitraju et al., 2012). 
Una vez formadas, las LDs no intercambian membranas lipídicas con otros 
orgánulos mediante la vía canónica de transporte vesicular. Por el contrario, la 
expansión de su superficie y su remodelación dependen de otras rutas, que incluyen la 
síntesis local, el transporte monomérico mediado por proteínas y el transporte por sitios 
de contacto o continuidades de membrana (revisado en Penno et al., 2013). La síntesis 
del fosfolípido mayoritario de la superficie de las LDs, la PC, se lleva a cabo a  partir de 
dos rutas: la ruta Kennedy, que utiliza CDP-colina y DAG, y la ruta de la PE-




Figura 1. Rutas biosintéticas de PC. La PC puede sintetizarse a partir de la ruta de Kennedy por la 
acción secuencial de CCT y CPT. Además, hepatocitos y adipocitos pueden sintetizar PC a partir de la ruta PEMT. 
En esta ruta, el RE produce PS, que se transloca entonces a las mitocondrias, donde se forma PE que es enviada de 
nuevo al RE para la generación de PC. Tomado de Penno et al., 2013. 
 
La enzima CTP:fosfocolina citidiltransferasa (CCT), que cataliza el paso 
limitante en la biosíntesis de novo de PC en la ruta de Kennedy, ha sido localizada 
recientemente en las LDs (Krahmer et al., 2011). Sin embargo, las LDs no poseen la 
enzima responsable del último paso en la síntesis de PC, CDP-colina:diacilglicerol 
fosfocolina transferasa (CPT) (Moessinger et al., 2011), que se localiza en el RE. 
Consecuentemente, la actividad CCT de las LDs por sí sola no puede proporcionar 
fosfolípidos adicionales para la expansión de la superficie de estos orgánulos. En 
algunos tipos celulares, como hepatocitos y adipocitos, la PC puede ser sintetizada de 
forma alternativa por la ruta PEMT (Vance y Vance, 2004). Esta ruta de síntesis 
secuencial de PC a PS y, de ésta, a PE (catalizadas por las enzimas PS-sintetasa 1 y PS-
descarboxilasa, respectivamente) y de PE a PC, catalizada por la enzima PEMT, tiene 
lugar en el RE y las mitocondrias en estrecha asociación con las LDs (Horl et al., 2011).  
 
2.5. Interacción de las LDs con otros orgánulos celulares  
 
Actualmente se acepta que las LDs son orgánulos altamente dinámicos. Así, 
además de su asociación con proteínas reguladoras del tráfico intracelular, está 
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claramente establecido que las LDs interaccionan con otros orgánulos celulares, 
incluyendo el RE (Pol et al., 2014), las mitocondrias y los peroxisomas (Novikoff et al., 
1980; Blanchette-Mackie et al., 1995) 
Respecto al RE, aunque se han propuesto varios modelos para explicar la 
formación de las LDs, todos ellos coinciden en que este proceso ocurre en asociación 
con dicho compartimento celular (Ploegh, 2007). La hipótesis prevalente propone que la 
acumulación de lípidos neutros en el interior de la bicapa lipídica del RE conduce al 
engrosamiento de ésta y a la formación de una LD naciente en la cara citosólica de la 
membrana, en un proceso que podría estar dirigido por los lípidos neutros que se 
acumulan y sobresalen de la membrana, o por factores citosólicos que se unen a la 
membrana del RE y facilitan su salida (Londos et al., 2005). 
En esta misma línea, se ha demostrado que la interacción entre mitocondrias y 
LDs en adipocitos media el intercambio de ácidos grasos para su oxidación, aunque se 
propone un papel más amplio de dicha interacción en el tráfico de lípidos ya que, en 
levaduras, donde los peroxisomas son los únicos orgánulos implicados en la β-
oxidación, también existen asociaciones claras entre LDs y mitocondrias. Estas 
interacciones sirven de hecho para facilitar el transporte de fosfolípidos entre las 
membranas del RE y las mitocondrias, lo que ocurre en regiones especializadas del RE 
que se encuentran estrechamente asociadas a las mitocondrias (Gaigg et al., 1995) y 
que, por ello, se denominan mitochondria-associated membranes (MAMs) (Vance, 
1990). Estos dominios se caracterizan por estar enriquecidos en ciertos lípidos y 
enzimas implicadas en la biosíntesis de fosfolípidos. En las MAMs, las membranas del 
RE y las mitocondrias están separados por solamente 10-25 nm (Csordas et al., 2006), 
una distancia que permite el contacto directo de proteínas y lípidos del RE con los de la 
membrana mitocondrial externa (OMM) (Figura 2.). Dos estudios proteómicos 
recientes de MAMs aisladas a partir de células y tejido cerebral de ratón (Zhang et al., 
2011; Poston et al., 2013) han permitido la identificación de aproximadamente 1.000 
proteínas diferentes, de las cuales sólo el 44% son comunes en ambos estudios. Sin 
embargo, todas las proteínas identificadas están involucradas en procesos biológicos 
relevantes, incluyendo el transporte no vesicular de fosfolípidos (Hayashi et al., 2009). 
Además, diferentes proteínas de las vías de señalización de la insulina fueron 
indentificadas recientemente en la interfaz de las MAMs, como la proteína quinasa B 
(PKB) (Giorgi et al., 2010).  
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Figura 2. Rutas biosintéticas de PE y P C en las MAMs,  entre RE, mitocondria y LD.  El transporte de 
lípidos entre las membranas del RE y la mitocondria también podría darse entre estos orgánulos y las LDs que estén 
en íntimo contacto. Modificado a partir de Tamura et al., 2014. 
 
Por otro lado, al igual que lo observado para las mitocondrias, los peroxisomas 
se localizan frecuentemente cercanos a las LDs (Novikoff et al., 1980). Los 
peroxisomas están implicados en una importante variedad de rutas metabólicas ligadas 
al metabolismo lipídico, incluyendo el catabolismo (α y β oxidación) de ácidos grasos 
de cadena muy larga (>22C) o ramificados, la biosíntesis de éter-fosfolípidos y ácidos 
biliares y el metabolismo del colesterol (Schrader, 2001). Se ha propuesto que los 
contactos LDs-peroxisomas deben facilitar el acoplamiento de la lipólisis de las LDs a 
la oxidación de los ácidos grasos resultantes en el peroxisoma (Ozeki et al., 2005; 
Murphy et al., 2009). 
En este contexto, estudios del grupo de investigación en el que se ha 
desarrollado este TFM han mostrado que las zonas de la superficie de las LDs 
enriquecidas en Rab18 establecen contactos, además de con las membranas del RE, con 
mitocondrias y peroxisomas, especialmente en condiciones de estimulación de la 
lipólisis o la lipogénesis (Rabanal, 2014). En el caso particular del RE, las LDs con 
Rab18 interaccionan con subdominios enriquecidos en la enzima DGAT2, relacionada 
con procesos de lipogénesis (Martin, 2005) y que, curiosamente, se ha descrito que se 
localiza en las MAMs (Martin, 2005). El conjunto de estos resultados, junto con los 
datos previos que apoyan su participación en los procesos de lipogénesis y lipólisis 
(Pulido et al., 2013, 2014), han llevado a proponer a esta GTPasa como un posible 
mediador de la interacción de las LDs con otros orgánulos relacionados con el 












El objetivo general del presente Trabajo Fin de Máster ha sido establecer las 
bases metodológicas para caracterizar Rab18 en la interacción entre las LDs y otros 
orgánulos celulares implicados en el metabolismo lipídico en adipocitos, retículo 
endoplásmico, mitocondrias y peroxisomas, en el contexto de la regulación de la 
composición de las LDs en dichas células. Para conseguir este objetivo general, se 
plantearon los siguientes objetivos específicos: 
1. Estudio de la distribución de Rab18 en la intersección RE-mitocondrias, 
mediante el análisis de MAMs aisladas e imágenes de microscopía confocal.  
2. Optimización de un protocolo de lipidómica de LDs aisladas para la 
caracterización del papel de Rab18 en la regulación del metabolismo lipídico 























4.1. Material biológico 
 
4.1.1. Cultivo de líneas celulares 
En el presente estudio, se ha utilizado la línea celular 3T3-L1 de células de tipo 
fibroblástico que provienen de embriones de ratón. Esta línea celular se obtuvo de la 
ATCC (American Type Culture Collection; LGC Standars S.L.U., Barcelona) y fue 
cultivada siguiendo las indicaciones del comerciante, considerando que las células no 
alcanzaran un grado de confluencia superior al 70-80%, que puede interferir en su 
capacidad de diferenciación a adipocitos. Los cultivos celulares se mantuvieron en un 
incubador a 37 °C, con un 5% de CO2. Todos los experimentos se llevaron a cabo 
usando células de los pases 1 y 2. 
Las células 3T3-L1 fueron cultivadas en medio Dulbeco’s Modified Eagle 
Medium [DMEM, Lonza (Vervies, Bélgica)] con 4,5 g/L de glucosa, suplementado con 
L-glutamina 4 mM, antibiótico-antimicótico al 1% (v/v), 1,4 g/L de bicarbonato sódico 
y suero de neonato bovino (NCS) al 10% (v/v) (GibcoBRL; Barcelona). Los cultivos de 
mantenimiento se realizaron en botellas de 75 ó 150 cm
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refrescándose 2 veces a la semana mediante el uso de una solución 
comercial de 0,5 g/L de tripsina y 0,2 g/L de EDTA (Sigma-Aldrich, Química S.A., 
Madrid). Las células obtenidas se sometieron a un test de viabilidad celular con azul 
tripán y posteriormente se sembraron en el soporte adecuado según la finalidad del 
experimento. De esta forma, las células dirigidas a estudios de microscopía fueron 
sembradas sobre cubreobjetos de 25 mm de diámetro, que fueron colocados sobre 
placas individuales de 35 mm de diámetro o placas de 6 pocillos. Las células utilizadas 
para la extracción de extractos proteicos se sembraron en placas individuales de 35 mm 
de diámetro o placas de 6 pocillos, y en el caso de las células destinadas a experimentos 
de electroporación, la siembra se realizó sobre placas de 150 mm de diámetro. En todos 
los casos, se mantuvo la misma densidad de siembra (3.000 células/cm
2
). Para su 
diferenciación, las células se dejaron crecer hasta alcanzar un 100% de confluencia  y, 
en ese momento, se incubaron en DMEM con 4,5 g/L de glucosa suplementado con L-
glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica al 1% (v/v), bicarbonato sódico 
(1,5 g/L), NCS al 10% (v/v) (PAA, Pasching, Austria), 10 µg/ml de insulina, 0,35 µM 
de dexametasona y 0,5 mM de IBMX (Medio de diferenciación I) durante 72 horas. 
Transcurrido este tiempo, las células se incubaron en DMEM con glucosa (4,5 g/L) 
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suplementado con L-glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica al 1% (v/v), 
bicarbonato sódico (1,5 g/L), NCS al 10% (v/v) e insulina (10 µg/ml) (Medio de 
diferenciación II), durante otras 72 horas. A partir de ese momento, los cultivos 
celulares se mantuvieron en DMEM con 4,5 g/L de glucosa suplementado con L-
glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica (1% v/v), bicarbonato sódico (1,5 
g/L) y NCS (10% v/v) (Medio de diferenciación III). El medio se renovó cada 48 horas, 
hasta que las células fueron utilizadas para las distintas manipulaciones experimentales 
(día 6 para los experimentos de electroporación; días 6-10 para estudios de 
microscopía). 
 
4.2. Electroporación de cultivos celulares  
 
 La introducción de vectores plasmídicos de expresión en células 3T3-L1 se llevó 
a cabo mediante electroporación cuando las células se encontraban a día 6 de 
diferenciación. Se utilizó el sistema Gene Pulse Xcell (Biorad) y cubetas de 2 mm de 
grosor (Biorad). Cada electroporación se realizó en un volumen final de 100 µl de 




; GibcoBRL), conteniendo cada cubeta 
10 µg de vector. Los parámetros de electroporación consistieron en un voltaje de 0,11 
Kv y 500 µF de capacitancia. Terminada la electroporación, las células fueron 
resuspendidas en 1 ml de medio completo y posteriormente sembradas en las placas 
correspondientes. Transcurridas 24 horas, se cambió el medio a las placas y a las 48 
horas las células fueron utilizadas. En caso de los cultivos destinados a experimentos de 
imagen celular,  los cubreobjetos se trataron con Colágeno Tipo I de cola de rata (BD 
Bioscences, Bedford, MA, EE.UU.) a una concentración de 0,77 mg/ml. En la Tabla 1 
se resumen los vectores utilizados en la electroporación de adipocitos 3T3-L1. 
Nombre Proporcionado por 
pCMV-cMyc (Mock) Clontech (Mountain View, CA, EE.UU.) 
pCMV-cMyc-Rab18 
(cMyc-Rab18) 
Grupo de Adipobiología (IMIBIC/HURS/UCO) 
phrGFP-N1-Rab18 
(GFP-Rab18) 
Grupo de Adipobiología (IMIBIC/HURS/UCO) 
 





4.3. Aislamiento de MAMs 
 
Para el aislamiento de fracciones enriquecidas en mitocondrias y MAMs ya 
descrito (Myhill et al., 2008), se sembraron células 3T3-L1 en placas de 10 cm de 
diámetro hasta el día 10 de diferenciación. El fraccionamiento utilizado requiere la 
preparación previa de un gradiente de Optiprep (Sigma-Aldrich) comprendido entre 10-
30% de concentración. Concretamente, las concentraciones de Optiprep utilizadas para 
el gradiente fueron: 30%, 25%, 20%, 15% y 10%. Se pusieron 620 µl de cada una de las 
concentraciones, de mayor a menor, en un tubo de centrifugación de 6 ml utilizando una 
jeringa de 1 ml. Una vez terminado el gradiente, se selló con parafilm y se mantuvo 
durante toda la noche a 4 °C para su equilibrio. Posteriormente, las células fueron 
lavadas con PBS frío y recogidas en 1,4 ml de tampón de homogeneización (sacarosa 
250 mM, HEPES 10 mM, EDTA 1 mM y EGTA 1 mM) con inhibidores de proteasas 
(PMSF y CLAP). La suspensión celular resultante se homogeneizó en un 
homogeneizador y se transfirió a una jeringa de 1 ml acoplada a una aguja de 25G, por 
la cual se hizo pasar 10 veces. Los núcleos fueron eliminados por centrifugación a 800 g 
durante 10 minutos a 4 °C. Por último, se pusieron 0,7 ml de muestra sobre el gradiente 
con la jeringa, obteniendo finalmente un volumen final de 3,8 ml. La mezcla se 
centrifugó durante 3 horas a 130.000 g a 4 °C, tras lo cual se recogieron 6 fracciones de 
633 µl cada una: correspondientes a la suma de citosol, Golgi y LDs (fracciones 1 y 2), 
RE (fracciones 3-5) y a la suma de mitocondrias y MAMs (fracción 6). Todas ellas se 
precipitaron con acetona y fueron caracterizadas de forma individual mediante estudios 
de Western Blotting usando marcadores de diferentes compartimentos celulares (LDs, 
mitocondrias, RE, aparato de Golgi y citosol). 
 
4.4. Aislamiento de LDs 
 
Para el aislamiento de fracciones enriquecidas en LDs, las células transfectadas, 
con el vector de expresión de Rab18 o con el vector vacío correspondiente, se lavaron 
con D-PBS, se levantaron y se centrifugaron a 70 g. El pellet obtenido se resuspendió en 
3 ml de tampón de lisis (Tris-HCl 25 mM pH 7,4, KCl 100 mM, EDTA 1 mM, EGTA 5 
mM, pH 7,4 e inhibidores de proteasas), se pasó 30 veces por una aguja 25G en hielo y 
se mezcló con un volumen igual (3 ml) de tampón de lisis que contenía 1,08 M de 
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sacarosa. Las células se centrifugaron a 1.500 g durante 10 minutos a 4 ºC. El pellet 
obtenido incluye la fracción de núcleos. El sobrenadante se transfirió a un tubo de 
ultracentrifugación de 12 ml y se añadieron secuencialmente 2 ml de tampón de 
sacarosa al 0,27 M, 2 ml de tampón de sacarosa 0,135 M y 2 ml de Top Solution (Tris-
HCl 25 mM, EDTA 1 mM y EGTA 1 mM, pH 7,4). La mezcla se centrifugó a 150.500 
g durante 2 horas a 4 ºC. Se recogieron 8 fracciones, correspondientes a las LDs 
(fracciones 1 y 2), zona intermedia entre LDs y citosol (fracciones 3 y 4), y el citosol 
(fracciones 5-7). La fracción 8 y el pellet constituyen la fracción total de membrana. 
Esta fracción de membrana así como la fracción de núcleos se solubilizaron en 1,5 ml 
de tampón Top Solution. Para eliminar los lípidos de las fracciones 1-2 conteniendo las 
LDs, se utilizó el protocolo de precipitación con acetona, mientras que el resto de las 
fracciones obtenidas del gradiente se precipitaron utilizando cloroformo/metanol. 
Dichas fracciones fueron caracterizadas de forma conjunta mediante estudios de 
Western Blotting usando marcadores de diferentes compartimentos celulares (LDs, RE y 
citosol). 
 
4.4.1. Precipitación de proteínas mediante acetona  
 Para llevar a cabo este protocolo, se añadieron 4 volúmenes de acetona fría por 
cada volumen de proteína, y la mezcla correspondiente se mantuvo a -20 °C durante 
toda la noche. Al día siguiente, se centrifugó la mezcla a 1.400 g durante 10 minutos a 4 
°C y se eliminó el sobrenadante con cuidado para no perder el pellet. Se añadieron 100 
µl de metanol frío para eliminar la acetona y se centrifugó de nuevo a 1.400 g durante 
10 minutos a 4 °C. Posteriormente, se eliminó el metanol y se dejó secar el pellet para 
luego resuspenderlo en 40 µl de tampón de carga 1,5X para su posterior análisis por 
Western Blotting. 
 
4.4.2. Precipitación de proteínas mediante el método cloroformo/metanol 
La precipitación de proteínas mediante el método cloroformo/metanol permite la 
eliminación de restos de sales y detergentes de la muestra. Para ello, y por cada 100 µl 
de muestra, se añadieron en orden sucesivo 400 µl de metanol, 100 µl de cloroformo y 
300 µl de H2O destilada, mezclando siempre mediante vórtex tras cada paso. La mezcla 
se centrifugó durante 1 minuto a 14.000 g y se eliminó la capa acuosa superior. 
Posteriormente, se añadieron de nuevo 400 µl de metanol y se centrifugó 2 minutos a 
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14.000 g. Finalmente, se eliminaron los restos de metanol y se dejó secar el pellet a 
temperatura ambiente. El pellet se resuspendió en 40 µl de tampón de carga 1,5X para 
su posterior análisis por Western Blotting. 
 
4.4.3. Obtención de extractos proteicos de los cultivos cel. electroporados 
Aparte de los cultivos destinados a la separación de las LDs, se prepararon 
cultivos paralelos bajo las mismas condiciones experimentales, que se utilizaron para 
investigar la eficacia del proceso de sobreexpresión. Así, 72 h tras la electroporación, 
los cultivos celulares se lavaron tres veces con PBS 0,01 M, pH 7,4, y se trataron con 
tampón  de extracción RIPA [Tris-HCl 50 mM, NaCl 150 mM, EDTA 1mM, Tritón X-
100 1% (v/v), deoxicolato sódico 1% (m/v) y SDS 0,1% (m/v), pH 7,4] suplementado 
con inhibidores de proteasas (PMSF 0,1 mM, quimostatina 5 µg/mL, leupeptina 5 
µg/mL, antipaina 5 µg/mL y peptatina A 5 µg/mL). Las células se despegaron en un 
volumen adecuado de tampón de extracción (entre 300 y 500 µl). A continuación, los 
extractos se homogeneizaron con ayuda de una jeringa de 1 ml y aguja de 25G y 
sonicación (3 pulsos de 3 segundos, cada uno). Los homogenados fueron incubados 
durante 30 minutos en hielo y, posteriormente, se centrifugaron durante 10 minutos a 
9.000 g a 4 °C para eliminar los restos celulares. Los sobrenadantes se procesaron y 
conservaron a -20 °C hasta su análisis mediante Western Blotting. Todos los lavados, 
homogeneización e incubaciones se realizaron en hielo.  
 
4.5. Electroforesis desnaturalizante y electrotransferencia  
 
 Una vez obtenidos los diferentes extractos, se determinó la concentración de 
proteína total presente en cada muestra utilizando el método de Bradford (Bradford, 
1976). Para ello, se diluyó la muestra a la mitad (dilución 1:2) y se mezclaron 5 µl de la 
muestra y 200 µl de reactivo de Bradford. Tras incubar 15 minutos en oscuridad y a 
temperatura ambiente, se determinó el valor de densidad óptica (DO) a 595 nm 
mediante espectrofotometría La proteína total del extracto se determinó en relación a 
una recta patrón de BSA (de 0 a 1,5 mg/mL). Posteriormente, las muestras se 
prepararon para su separación electroforética mezclando 4 volúmenes del extracto 
proteico con un volumen de tampón de carga 5X [Tris-HCl 500 mM, SDS 7,5% (m/v), 
EDTA 10 mM, sacarosa 50% (m/v), β-mercaptoetanol 5% (v/v), DTT 250 mM, azul de 
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bromofenol 5 mg/mL, pH 6,8] y se hirvieron durante 5 minutos para desnaturalizar las 
proteínas de la muestra. Una vez preparado los extractos proteicos, se sometieron 
(aproximadamente 40 µg de proteína por ensayo) a electroforesis desnaturalizante en 
geles de poliacrilamida (SDS-PAGE) utilizando el sistema de electroforesis Mini-
PROTEAN Tetra (Bio-Rad, Madrid). La electroforesis se realizó en geles con un 
porcentaje de poliacrilamida del 10%. La migración se llevó a cabo con un voltaje 
inicial de 80 V hasta que las muestras pasaran el gel stacking (poliacrilamida al 4%) 
seguido de un voltaje constante de 120 V hasta que el frente de migración llegara al 
final del gel. Una vez finalizada la electroforesis, las proteínas se transfirieron a una 
membrana de nitrocelulosa (BioTrace NT, Pall Corp., Pensacola, FL, EE.UU.). La 
transferencia transcurrió a un voltaje constante de 60 V durante 75 minutos y con 
recirculación continua del tampón de transferencia previamente enfriado [Tris 25 mM, 
glicina 190 mM, SDS al 0,2% (m/v), metanol al 20% (v/v)]. Terminada la transferencia, 
las membranas se tiñeron con Rojo Ponceau [Ponceau S al 0,1% (m/v) en ácido acético 
al 1% (v/v)] durante 5 minutos para comprobar que la transferencia había sido correcta 
en todos los casos. Finalmente, los restos de Rojo Ponceau fueron eliminados con tres 




 Las membranas fueron incubadas con tampón de lavado TTBS [TBS 
conteniendo Tween-20 al 0,05% (v/v)] y bloqueadas durante 1 hora con tampón de 
bloqueo [TBS (Tris-HCl 150 mM, pH 7,5), Tween 20 al 0,05% (v/v) (TTBS) y leche 
desnatada en polvo (Biorad) al 5% (m/v)]. Después, se incubaron con el anticuerpo 
primario correspondiente diluido en tampón de bloqueo durante toda la noche a 4 °C y 
en agitación. Las características de los diferentes anticuerpos primarios utilizados se 
resumen en la Tabla 2. A continuación, las membranas se lavaron tres veces durante 15 
minutos con tampón de lavado y se incubaron con el anticuerpo secundario conjugado 
con peroxidasa de rábano (Sigma-Aldrich, España) en tampón de bloqueo. Finalmente, 
las membranas se lavaron tres veces durante 15 minutos con tampón de lavado. El 
revelado de la peroxidasa se llevó a cabo con el kit de detección de la peroxidasa basado 
en quimioluminiscencia (ECL-Plus GE Heathcare, Chalfont St. Giles, Reino Unido) y 
películas auto-radiográficas (BioMax XAR Kodak, Sigma) o mediante un sistema de 
documentación de geles (ImageQuant LAS 4000, GE Healthcare, Barcelona). Tras el 
revelado, las películas y/o membranas se escanearon. 
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Nombre Origen Dilución Proporcionado por 
Anti-Rab18 Conejo 1/500 Sigma-Aldrich (Madrid) 
Anti-Rab34 Conejo 1/500 Sigma-Aldrich (Madrid) 
Anti-Perilipina Cobaya 1/2000 Progen (Heidelberg, Alemania) 
Anti-Calnexina Cabra 1/100 Santa Cruz Biotechnology (Heidelberg, 
Alemania) 
Anti-cMyc Ratón 1/1000 AbD Serotec (Oxford, Reino Unido) 
Anti-β-Actina Ratón 1/50000 Sigma-Aldrich (Madrid) 
Anti-GM130 Ratón 1/750 BD Bioscences (Bedford, MA) 
Anti-Mitofilina Conejo 1/500 Abcam (Cambridge, Reino Unido) 
Tabla 2.  Anticuerpos primarios utilizados en los estudios de Western Blotting.  
 
4.6. Estudios de microscopía confocal 
 
 Para determinar la posible colocalización de Rab18 en la interfase LDs-
mitocondrias se analizó la distribución de la proteína exógena unida a un marcador 
fluorescente en relación a estos orgánulos celulares. Para ello, se llevaron a cabo 
estudios de microscopía confocal de adipocitos 3T3-L1 previamente electroporados con 
el vector GFP-Rab18 e incubadas con el marcador vital Mitotracker Red CMXRos 250 
nM (Invitrogen, Barcelona), durante 45 minutos a 37 °C. Posteriormente, se lavaron tres 
veces con tampón PBS y se fijaron en parafolmaldehído al 4% (m/v) a temperatura 
ambiente en tampón PBS [PBS 0,01M pH 7,4] durante 4 minutos. El exceso de 
parafolmaldehído fue eliminado mediante tres lavados con tampón PBS y finalmente, 
los cubreobjetos se montaron sobre portaobjetos utilizando medio de montaje de 
PBS:Glicerol (1:1).  
Las preparaciones fueron examinadas mediante microscopía confocal utilizando 
un equipo LSM 5 Exciter (Carl Zeiss, Alemania). Para la adquisición de la señal de 
GFP, las muestras fueron excitadas a 488 nm y se adquirió la fluorescencia emitida 
entre 500 y 550 nm.  En el caso del Mitotracker, la excitación se realizó a 543 nm y se 
recogió la emisión entre 610 y 700 nm. Dependiendo de la localización de la señal 
fluorescente y del tamaño celular, se adquirieron entre 10 y 20 planos confocales por 
cada canal. El conjunto de todos los planos para cada célula y canal fueron sometidos a 
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un proceso de deconvolución con el software Huygens Essential 2.4.4 (SVI, Hilversum, 
Holanda) y se procesaron y analizaron utilizando el programa Image J 1.40g. En los 
ensayos llevados a cabo con el fin de estudiar la asociación con otros orgánulos de las 
Rab18-LDs se trabajó sobre la población de LDs que presentaban Rab18 claramente 
asociado a su superficie. Todas las gotas se analizaron con Image J 1.40g para obtener 
los coeficientes de colocalización de Mander. Este parámetro mide el grado de 
solapamiento entre dos señales y asigna un valor numérico entre 0 y 1, donde 0 indica la 
falta de solapamiento de señales y 1 implica coincidencia total de las dos señales. Se 
consideró colocalización entre dos señales cuando el índice de colocalización de 
Mander superó un valor de 0,1 u.a. Por debajo de este valor se consideró que las señales 
fluorescentes no coincidían.  
 
4.7. Estudios de l ipidómica 
 
 Con el fin de optimizar el proceso de extracción lipídica, se realizaron varios 
ensayos con protocolos diferentes sobre las fracciones enriquecidas en LDs obtenidas 
mediante el protocolo de aislamiento detallado en el apartado “Aislamiento de LDs”.  
 
4.7.1. Ensayo 1 
 Se realizaron dos ensayos iniciales de optimización con células 3T3-L1 
electroporadas con el vector vacío (Mock). En el primero de ellos, se tomaron por 
separado las fracciones F1 y F2 del primer experimento de aislamiento de LDs y, en el 
segundo, se mezclaron las dos fracciones correspondientes a un segundo aislamiento de 
LDs. Dichas muestras fueron liofilizadas (Departamento de Genética, Universidad de 
Córdoba) y, posteriormente, se extrajeron los lípidos contenidos en las mismas por el 
método del MTBE que se detalla a continuación. Finalmente, las muestras fueron 
enviadas al Departamento de Química Analítica de la Universidad de Córdoba, donde se 
analizaron mediante un cromatógrafo acoplado a espectofotómetro de masas de triple 
cuadrupolo (Qq0 modelo 6460, Agilent Tech) equipado con fuente de ionización de 
electrospray. La posterior identificación de los compuestos biológicos se llevó a cabo 
mediante la utilización de dos bases de datos diferentes: METLIN 
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(https://metlin.scripps.edu/index.php) o la del propio sistema (Agilent), con el fin de 
comparar ambos resultados. 
Protocolo 1: Extracción de Lípidos con MTBE 
1. Añadir al liofilizado 2,5 ml de MTBE (Fisher Scientific, EE.UU.) e incubar 1 
h a temperatura ambiente en agitación. 
2. Añadir 625 µl de agua destilada e incubar durante 10 minutos a temperatura 
ambiente en agitación. 
3. Centrifugar a 1000 g durante 10 minutos a 4 °C y recoger la fase superior con 
ayuda de una pipeta pasteur. 
4. La fase inferior se reextrae con 2,5 ml de MTBE y se incuba durante 1 h a 
temperatura ambiente en agitación. 
5. Añadir 625 µl de H2O destilada e incubar durante 10 minutos a temperatura 
ambiente y agitación. 
6. Centrifugar a 100 g durante 10 minutos, a 4 °C, y recoger la fase superior 
combinándola con la anterior. 
7. Evaporar el disolvente con una corriente de N2, sellar con parafilm y 
almacenar a -20 °C hasta su uso. 
Todo el material utilizado para la extracción de lípidos fue de vidrio y 
previamente limpiado con mezcla crómica [800 ml de ácido sulfúrico (Fisher Scientific) 
con 100 g de dicromato potásico (Sigma, España) y 100 ml de agua destilada]. 
Los resultados obtenidos a partir de este ensayo revelaron que la mezcla de 
ambas fracciones (F1 y F2) diluía demasiado la muestra, dificultando con ello la 
identificación de los lípidos presentes en la misma, por lo que a partir de este momento, 
las fracciones F1 y F2 se analizaron siempre de forma independiente. 
 
4.7.2. Ensayo 2 
 En un segundo set de experimentos, se liofilizaron las fracciones F1 y F2 de 
forma independiente de dos réplicas de LDs aisladas a partir de células 3T3-L1 que 
fueron electroporadas con el vector vacío (mock). A partir de las mismas, se extrajeron 
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los lípidos por dos métodos diferentes: MTBE y Cloroformo/Metanol. Estos 
procedimientos presentan ciertas modificaciones con respecto al protocolo original 
tomado de referencia, que se detallan a continuación. Concretamente, se añadió ácido 
fórmico a las mezclas de extracción para mejorar el rendimiento de la técnica. Una vez 
finalizado el protocolo de extracción correspondiente, las muestras fueron enviadas al 
Departamento de Química Analítica (UCO) para su análisis. Para estos ensayos, y antes 
de realizar los estudios de cromatografía, las fracciones se pasaron o no a través de 
columnas SPE (Hybrid-Phospholipid; Sigma-Aldrich), con el fin de evaluar la eficacia 
de la concentración previa de los lípidos de las muestras. La posterior identificación de 
los compuestos biológicos se llevó a cabo mediante la utilización de la base de datos 
METLIN. 
Protocolo 2: Extracción de lípidos con MTBE + Ácido Fórmico 
1. Añadir al liofilizado 2,5 ml de MTBE conteniendo ácido fórmico (Fisher 
Scientific) al 0,1% e incubar 1 h a temperatura ambiente en agitación. 
2. Añadir 625 µl de agua destilada e incubar durante 10 minutos a temperatura 
ambiente en agitación. 
3. Centrifugar a 1000 g durante 10 minutos, a 4 °C, y recoger la fase superior 
con ayuda de una pipeta pasteur. 
4. La fase inferior se reextrae con 2,5 ml de MTBE conteniendo ácido fórmico al 
1%. Incubar durante 1 h a temperatura ambiente en agitación. 
5. Añadir 625 µl de agua e incubar durante 10 minutos a temperatura ambiente 
en agitación. 
6. Centrifugar a 100 g durante 10 minutos, a 4 °C, y recoger la fase superior 
combinándola con la anterior. 
7. Evaporar el disolvente con una corriente de N2, sellar con parafilm y 





Protocolo 3: Cloroformo/Metanol + Ácido Fórmico 
1. Añadir al liofilizado 1,5 ml de Metanol (Analytical reagent grade, Fisher 
Scientific), 1,5 ml de Ácido Fórmico al 0,3% y 1,5 ml de Cloroformo frío (Carlo 
Erba, Barcelona). Agitar en vórtex durante 2 minutos. 
2. Centrifugar a 1000 g durante 15 minutos, a 4 °C. Eliminar la fase superior, 
trasvasar la interfase a un nuevo tubo y guardar la fase inferior. 
3. La interfase proteica se reextrae con 1,5 ml de Metanol, 1,5 ml de Ácido 
Fórmico al 0,3% y 1,5 ml de Cloroformo frío. Agitar en vórtex durante 2 
minutos. 
4. Centrifugar a 1000 g durante 10 minutos, a 4 °C. Recoger la fase inferior y 
combinar con la fase inferior anterior. 
5. Evaporar el disolvente con una corriente de N2, sellar con parafilm y 






















5.1. Distribución de Rab18 en membranas asociadas a 
mitocondrias (MAMs) 
 
Como se ha indicado en apartados anteriores, este trabajo se basa en resultados 
previos obtenidos por el grupo de investigación donde se ha desarrollado este TFM 
(Rabanal, 2014) que demostraban la localización de Rab18 en subdominios de las LDs 
que interaccionan con otros orgánulos celulares relacionados con el metabolismo 
lipídico, retículo endoplásmico, mitocondrias y peroxisomas, sugiriendo un papel para 
esta GTPasa en la interfaz entre dichos orgánulos, como posible mediador del 
intercambio de lípidos que tiene lugar entre los mismos.  Dada la conocida interacción 
entre RE y mitocondrias, que ocurre en las denominadas MAMs (Vance, 1990), y la 
implicación de éstas en el tráfico de lípidos (Hayashi et al., 2009), en este trabajo nos 
planteamos determinar en primer lugar la posible localización de Rab18 en MAMs. Para 
ello, utilizamos  análisis bioquímicos de MAMs aisladas, así como estudios de 
microscopía confocal.  
En primer lugar, se llevó a cabo el aislamiento de MAMs mediante 
subfraccionamiento celular en gradiente de Optiprep a partir de adipocitos 3T3-L1. Los 
extractos proteicos recogidos de cada fracción fueron procesados para su análisis 
mediante Western Blotting. En la Figura 3.se muestra un inmunoblot de las distintas 
fracciones del gradiente, en el que se puede observar el enriquecimiento de las 
fracciones más ligeras (F1 y F2) en los marcadores de LDs (PLIN), citosol (β-actina) y 
membranas del aparato de Golgi (GM130). Por su parte, la fracción más pesada (F6) 
sólo presentó inmunoreactividad para el marcador de mitocondrias y MAMs, mitofilina. 
En cambio, la inmunoreactividad para Rab18 se distribuyó a lo largo del gradiente, 
siendo predominante en las fracciones F1 y F2 de acuerdo a su presencia en la 
superficie de LDs en su estado activo y en el citosol en su estado inactivo (Pfeffer, 
2005), así como en la fracción F6 enriquecida en mitocondrias y MAMs. Como control 
en el estudio, determinamos la distribución de otra proteína Rab, Rab34, en el gradiente. 
Estudios inmunocitoquímicos del laboratorio (Trávez et al., 2015) nos han permitido 
demostrar que Rab34 se asocia tanto a las membranas del aparato de Golgi como a las 
LDs, lo que coincide con la distribución de esta GTPasa en el gradiente mostrado en la 
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Figura 3., para la que sólo aparece banda inmunoreactiva en las fracciones donde se 
separan estos orgánulos (F1 y F2).  
 
Figura 3. Fraccionamiento subcelular de adipocitos 3T3 -L1.  La validación del fraccionamiento 
se llevó a cabo utilizando -actina como marcador de citosol, GM130 como marcador del aparato de Golgi y 
perilipina (PLIN) como marcador de las LDs, que se separan en las fracciones más ligeras, y mitofilina como 
marcador de mitocondrias, que se separan, asociadas a las MAMs en las fracciones más densas. 
 
Para poder discernir entre mitocondrias y MAMs y poder así desvelar la 
localización exacta de Rab18 en esta interfase se recurrió a la microscopía confocal 
sobre adipocitos 3T3-L1 transfectados con el vector GFP-Rab18 e incubados con el 
marcador vital de mitocondrias MitoTracker. Como se muestra en la Figura 4., la 
fluorescencia de GFP-Rab18 no se asocia de forma evidente a las mitocondrias, si no 
que se concentra fundamentalmente en zonas discretas de la superficie de las LDs. 
Existen, no obstante, algunas regiones donde las dos señales fluorescentes coinciden 
puntualmente (ver flecha de la Figura 4.), que podrían corresponder a las zonas de 





Figura 4. Análisis de la colocalización de Rab18 (verde) con MitoTracker (rojo) en 
adipocitos 3T3-L1.  Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1  sometidas a la 
electroporación con el vector de expresión GFP-Rab18. Las células fueron, posteriormente, procesadas para 
inmunofluorescencia con el marcador mitocondrial MitoTracker. Adipocito completo (paneles superiores) y aumento 
de una zona rica en LDs (paneles inferiores) con ambos marcajes por separado y la combinación de ambos o Merge. 
La flecha señala la colocalización de Rab18 y mitocondrias en amarillo. Barra de escala, 5 µm. 
 
 
5.2. Lipidómica de LDs 
 
En relación a los resultados anteriores, y los datos proporcionados por Y. 
Rabanal en su Tesis Doctoral (2014), que sugerían la participación de Rab18 como 
mediador molecular en el intercambio de lípidos entre las LDs y los compartimentos de 
RE, mitocondrias y peroxisomas, nos planteamos comprobar dicha hipótesis mediante 
el análisis lipidómico de LDs aisladas de células 3T3-L1 que sobreexpresan Rab18 vs. 
células 3T3-L1 control (i.e. mock). Esto suponía, por una parte, aislar LDs de los dos 
grupos experimentales y, por otra, optimizar la técnica de extracción de lípidos de las 
mismas para conseguir la mayor sensibilidad y especificidad mediante la aproximación 
lipidómica.  
Para abordar la primera parte, se llevaron a cabo 6 ensayos distintos de 
aislamiento de LDs a partir de cultivos independientes de adipocitos 3T3-L1 
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electroporados con los vectores cMyc-Rab18 o cMyc vacío (mock). Así, 48 h tras la 
transfección, se recogieron los extractos proteicos obtenidos en cada ensayo, que fueron 
procesados para su análisis mediante Western Blotting. Este análisis tenía como 
finalidad evaluar y confirmar la sobreexpresión de Rab18, mediante la determinación 
del marcador cMyc, en cada una de las 6 réplicas realizadas, de forma previa a la 
realización del análisis subsiguiente de los mismos mediante aproximaciones 
lipidómicas. En la Figura 5.  se muestran los 6 inmunoblots correspondientes, en los 
que se puede observar la ausencia de inmunoreactividad de cMyc en la zona de la 
membrana correspondiente al peso molecular de cMyc-Rab18 (23 KDa) para los 
extractos de células transfectadas con el vector vacío (mock) y la presencia de una banda 
inmunoreactiva del tamaño adecuado en extractos de células transfectadas con el vector 
cMyc-Rab18. Este patrón de distribución se repitió en cada una de las réplicas. Como 
marcador interno de carga se utilizó β-actina que, como se puede observar en el blot, 
mostró una intensidad de inmunorreacción similar en extractos de células mock y de 
células transfectadas con cMyc-Rab18 en todas las réplicas. Estos resultados 
confirmaron que el proceso de electroporación fue eficaz y que las células expresaban 
cantidades elevadas de la proteína exógena. 
 
Figura 5. Electroporación de adipocitos 3T3 -L1 con vector cMyc-Rab18 o con vector vacío 
(mock). La validación de la elctroporación se llevó a cabo utilizando un anticuerpo anti-cMyc para detectar la 
proteína Rab18 fusionada a cMyc (23 kDa) en los 6 ensayos distintos de electroporación que se llevaron a cabo en el 
estudio (R1-R6). Como control del proceso, las membranas se inmunotiñeron con un anticuerpo contra la proteína 
citosólica β-actina. 
 
Además de confirmar la eficacia de la electroporación de los cultivos celulares 
utilizados,  también se llevó a cabo el análisis bioquímico de las fracciones obtenidas 
tras la separación de los extractos proteicos en gradientes de sacarosa para el 
aislamiento de las LDs. En particular, realizamos estudios de Western Blotting para 
determinar la presencia de marcadores moleculares de diferentes orgánulos en las 
distintas fracciones celulares derivadas del gradiente de sacarosa. En este caso, las 9 
fracciones obtenidas se agruparon en tres para separar los siguientes compartimentos 
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celulares: fracciones F1 y F2, correspondientes a las LDs, fracciones F3-F7, 
correspondientes  al citosol, y fracciones F8 y F9, que incluye las membranas celulares 
(Pulido et al., 2011). En la Figura 6. se muestra un inmunoblot de las distintas 
fracciones del gradiente, en el que se puede observar el enriquecimiento de las 
fracciones más ligeras (F1 y F2) en el marcador de LDs, perilipina (PLIN), de las 
fracciones más pesadas  (F8 y F9) en el marcador de microsomas, calnexina, y de las 
fracciones intermedias (F3-F7) en el marcador de citosol, β-actina. 
 
Figura 6. Fraccionamiento subcelular en gradiente de sacarosa de extractos proteicos 
aislados a partir de adipocitos 3T3-L1. La validación del fraccionamiento se llevó a cabo utilizando 
perilipina (PLIN) como marcador de las LDs, que se separan en las fracciones más ligeras, β-actina como 
componente citosólico, en las fracciones intermedias, y calnexina, marcador de membranas del RE, que se separa, 
junto a otras membranas celulares, en las fracciones más densas. 
 
Tras el aislamiento de fracciones enriquecidas en LDs, (F1 y F2), éstas fueron 
procesadas para su posterior análisis lipidómico en dos ensayos diferentes. Los 
resultados de la identificación de lípidos obtenida en el primer ensayo se muestran en la 
Tabla S1 (suplementaria), mientras que los obtenidos en el segundo ensayo aparecen 
en la Tabla S2. El primer ensayo tuvo como objetivo comparar los resultados a partir 
de las fracciones enriquecidas en LDs F1 y F2 por separado y de la combinación de 
ambas en extractos lipídicos de células electroporadas con el vector mock y procesadas 
siguiendo el protocolo 1 (ver “Material y Métodos”) por dos bases de datos de 
referencia diferentes. En la Tabla S1 se muestran los resultados en negativo obtenidos 
usando la F1 de forma independiente, que resultó ser la fracción a partir de la cual se 
pudieron detectar e identificar de forma fiable (scores superiores a 70 puntos) un mayor 
número de formas lipídicas diferentes. Como se observa, el uso de la base de datos 
METLIN supone un aumento significativo en el número de componentes identificados, 
tanto en número, como en cuanto a diversidad de ácidos grasos. No obstante, de las 
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ocho clases principales de lípidos (Fahy et al., 2005) tan sólo 5 han sido extraídos en 
ambos casos (FA, GL, ST, PR y PK). Por último, cabe destacar la presencia de 
aminoácidos, glúcidos e incluso vitaminas. 
En el posterior ensayo se estudió el rendimiento de la técnica tomando dichas 
fracciones sin agrupar y bajo diferentes protocolos. En general, el análisis lipidómico 
permitió la identificación de un total de 50 fosfolípidos y 9 ácidos grasos en las LDs de 
adipocitos 3T3-L1 en condiciones basales (electroporadas con el vector mock). La 
Figura 7. resume el número de componentes lipídicos detectados con una muy buena 
sensibilidad, lo que permitió su identificación con valores de “score” comprendidos 
entre 80 y 90 puntos. Como se observa en la misma, pese a que el número de ácidos 
grasos identificados es mucho menor respecto al ensayo 1, el de fosfolípidos ha 
aumentado considerablemente. Los mejores resultados en la identificación de 
fosfolípidos fueron obtenidos a partir de la muestra F1 realizando la extracción de 
lípidos siguiendo el protocolo 3 (Cloroformo/Metanol + Ácido Fórmico). Por otra parte, 
se obtuvo una mejor sensibilidad en la identificación de ácidos grasos utilizando el 
método de extracción de lípidos MTBE + Ácido Fórmico (Protocolo 2). Debido a que el 
objetivo del presente trabajo es analizar el número de fosfolípidos se decidió escoger el 
primero de ellos. En concreto, el mayor nivel de identificación de fosfolípidos se 
obtiene con análisis directo. Además, como en la situación anterior, se obtuvieron otros 
compuestos de tipo no lipídico, especialmente aminoácidos, que quedan recogidos en la 
Tabla S2. 
 
Figura 7.  Número de componentes lipídicos (fosfolípidos y ácidos grasos) identificados 
tras el análisis lipidómico de las fracciones enriquecidas en LDs del ensayo 2.  Las fracciones (F1y 
F2) fueron procesadas mediante protocolos diferentes (C/M: Cloroformo/Metanol y MTBE) y con la utilización de 
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Todos estos resultados, tomados en conjunto, reflejan que la metodología más 
apropiada para el estudio lipidómico de las LDs de adipocitos 3T3-L1 sería la de 
procesar exclusivamente la fracción F1 del gradiente de densidad de sacarosa y extraer 
los lípidos contenidos en ella mediante el protocolo Cloroformo/Metanol + Ácido 
fórmico, para  proceder a su posterior análisis lipidómico directo, sin necesidad de 




























Las gotas lipídicas han sido consideradas durante mucho tiempo como simples 
almacenes de energía. Sin embargo, cada vez hay más estudios que apoyan firmemente 
la idea de que estos orgánulos constituyen estructuras altamente dinámicas y complejas, 
que intervienen en numerosos procesos celulares y, en el caso de los adipocitos, 
cumplen funciones fundamentales en la regulación del metabolismo lipídico corporal 
(Reue, 2011), en estrecha colaboración con otros orgánulos celulares (Pol et al., 2014).  
En este sentido, el RE no es el único orgánulo que establece asociación con las 
LDs. Ya en los estudios de microscopía electrónica de Novikoff y colaboradores, 
realizados en 1980 sobre adipocitos 3T3-L1, se demostró que otros orgánulos celulares 
relacionados con el metabolismo lipídico, como las mitocondrias y peroxisomas, 
mantienen contactos directos con las LDs (Novikoff et al., 1980). En la actualidad se 
propone que estas interacciones, en las que intervendrían las proteínas Rab, entre otras, 
pueden constituir sitios de contacto entre orgánulos o proporcionar un mecanismo de 
tipo hemifusión para facilitar la transferencia no vesicular de lípidos (Murphy et al., 
2009). Por otra parte, se sabe de la existencia de otras interacciones que sirven para 
facilitar el transporte de fosfolípidos entre las membranas del RE y las mitocondrias, las 
MAMs (Vance, 1990). Por este motivo, en el presente trabajo nos planteamos investigar 
si, además de estar presente en la superficie de las LDs, Rab18 se podría localizar en 
MAMs en adipocitos 3T3-L1. Los resultados bioquímicos tras el aislamiento de MAMs 
confirman que Rab18 se localiza en LDs y, además muestran que también está presente 
en la fracción celular correspondiente a la suma de mitocondrias y MAMs. Por otra 
parte, los resultados obtenidos tras el análisis mediante microscopía confocal sobre 
células fijadas no mostraron evidencias de que esta GTPasa se asocie a la superficie de 
mitocondrias aisladas, pero sí existen puntos discretos de colocalización en la interfase 
entre la superficie de la LDs donde predomina la GTPasa y ciertas mitocondrias que se 
encuentran en íntimo contacto con estos orgánulos. Por ello, y teniendo en cuenta el 
conjunto de nuestros resultados, es razonable proponer que Rab18 podría representar un 
componente más de las MAMs de adipocitos. De acuerdo con esta idea, un estudio 
proteómico realizado en fibroblastos humanos ha identificado, entre muchas otras 
proteínas, Rab18 como proteína presente en los contactos de membrana que se 
organizan entre el RE y las mitocondrias en este tipo celular (Zhang et al., 2011). La 
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presencia de Rab18 en estas especializaciones de la membrana del RE podría ayudar al 
acercamiento físico de las LDs y las mitocondrias a las MAMs para, de esta manera, 
facilitar el tráfico de lípidos entre estos orgánulos en condiciones de demanda 
energética, la hidrólisis de TAGs contenidos en las LDs podría acoplarse fácilmente al 
proceso de β-oxidación de los ácidos grasos resultantes que tiene lugar en la 
mitocondria. Por otra parte, en situaciones de exceso de energía, en las que se ponen en 
marcha los procesos de síntesis y acumulación de TAGs en los adipocitos, la cercanía 
entre LDs, mitocondrias y MAMs favorecida por la mayor presencia de Rab18 en esta 
interfase (Yoana, 2014) podría, por una parte, facilitar el suministro de energía en forma 
de ATP que requieren la acil-CoA sintasas presentes en membranas tanto del RE como 
de la mitoncondria (Stone et al., 2009) para la síntesis de los grupos acil-CoA que deben 
añadirse a los ácidos grasos previamente a la síntesis de TAGs. Por otro lado, dado que 
en estas condiciones tiene lugar un aumento de la carga de TAGs en las LDs, éstas 
deben aumentar su superficie de manera proporcional al incremento de TAGs (Pol et 
al., 2014). Para ello, la célula debe incorporar fosfolípidos de nueva síntesis a la 
monocapa que forma la superficie de las LDs que permita la expansión de éstas, para lo 
que se requeriría la actividad de síntesis de fosfolípidos de las mitocondrias en 
coordinación con la asociada a las membranas del RE. 
El desarrollo reciente de las plataformas de lipidómica junto con herramientas 
biocomputacionales adaptadas para el análisis de formas lipídicas que permiten modelar 
rutas metabólicas ofrecen una oportunidad sin precedentes para analizar la carga 
alostática que soporta el organismo en condiciones fisiopatológicas con el fin de 
mantener un fenotipo normal. Por ello, en el presente TFM nos propusimos profundizar 
en la función de Rab18 en la regulación del tráfico intracelular de lípidos en adipocitos 
mediante el análisis de los cambios en la composición lipídica total de las LDs en 
adipocitos 3T3-L1 que sobreexpresan la GTPasa. En primer lugar, llevamos a cabo la 
optimización de un protocolo de extracción de lípidos a partir de LDs aisladas de células 
que sobreexpresan Rab18 que permitiera la identificación del mayor número de formas 
posibles de lípidos (ácidos grasos, glicerolípidos, glicerofosfolípidos, esfingolípidos, 
sacarolípidos y policétidos) (Fahy et al., 2005) mediante cromatografía líquida acoplada 
a espectrometría de masas de triple cuadrupolo (QqQ). De los protocolos ensayados, el 
más apropiado para este propósito fue la extracción de lípidos a partir de la primera 
fracción independiente enriquecida en LDs mediante el método cloroformo/metanol en 
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presencia de ácido fórmico seguido de la detección tras una ionización negativa de la 
muestra sin que ésta requiera de una purificación previa en fase sólida.  
Aunque no se puede descartar que algunos de los lípidos detectados en el 
presente trabajo, en condiciones basales, puedan corresponder a artefactos generados 
durante el proceso de extracción de las LDs, éstos coinciden con el patrón general de 
grupos de lípidos identificados en estudios lipidómicos previos (Leber et al., 1994; 
Pietiläinen et al., 2011). En particular, detectamos la presencia de fosfolípidos (PL), 
ácidos grasos (FA) y mono, di y triglicéridos (MAG, DAG y TAG), que, como ya se ha 
mencionado en la introducción, son los componentes mayoritarios de las LDs (Leber et 
al., 1994). Dentro de las formas de fosfolípidos identificadas, aparecen diferentes tipos 
de PC, PE, tanto en sus formas aciladas como desaciladas (i.e. liso). Además, se 
identificaron diversos derivados éter de PC y PE, normalmente poliinsaturados [PC(O-
32:1), PC(O-34:2), PC(O-36:3), PC(O-38:6), PE(O-34:3), PE(O-36:0) y PE(O-36:2)]. 
Es importante destacar que estos éter-fosfolípidos (i.e. plasmalógenos) han sido 
indentificados en estudios previos como los PL que mayores cambios cuantitativos 
sufren en adipocitos de pacientes obesos (Pietiläinen et al., 2011). En concreto, en este 
estudio se descubrió una disminución importante en la cantidad de plasmalógenos en el 
TA de pacientes obesos mórbidos (Pietiläinen et al., 2011), lo que llevó a los autores a 
sugerir que, debido a las propiedades anti-inflamatorias de estos lípidos, en obesidad el 
TA es más vulnerable a la inflamación. El hecho de que en este trabajo hayamos podido 
detectar de forma fiable estas formas de PLs abre el camino para futuros estudios 
comparativos no sólo sobre los cambios que sufre la cubierta de PLs de las LDs en 
condiciones de sobreexpresión de Rab18, sino también sobre la relación de la expresión 
de esta GTPasa, que se encuentra aumentada en pacientes obesos (Pulido et al., 2011), 
con los cambios adaptativos que sufren las LDs en respuesta a desregulaciones de la 
homeostasis lipídica.  
 En cuanto a ácidos grasos, ambos protocolos utilizados en este trabajo 
permitieron la identificación de un número importante de estos compuestos. En 
concreto, se detectaron de manera fiable ácido oléico, linoléico, palmítico, esteárico y 
araquidónico, entre otros. Cabe destacar que en un estudio previo en el que se comparan 
los perfiles lipidómicos del suero de pacientes obesos metabólicamente sanos y no 
sanos, se encontraron diferencias importantes en la presencia de la mayoría de estos 
compuestos (sobre todo en la cantidad de ácido araquidónico) (Perreault et al., 2014), 
por lo que los resultado obtenidos en este trabajo nos permitirán hacer estudios 
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comparativos en el lipidoma de LDs de pacientes con distintos grados de resistencia a 
insulina y correlacionarlos con la expresión de Rab18 y de otras proteínas importantes 
en el control del metabolismo lipídico en adipocitos.  
Finalmente, la detección de diferentes formas de MAGs, DAGs y TAGs fue 
considerablemente mejor en el ensayo realizado siguiendo el protocolo de extracción de 
MBTE. Esta diferencia podría deberse a la elección de bases de datos para la 
identificación de las formas detectadas mediante cromatografía. Concretamente, en el 
primer ensayo se utilizó la base de datos METLIN mientras que en los ensayos 
posteriores se hizo uso de la base de datos incorporada en el software asociado al 
cromatógrafo (Agilent), por lo que en subsecuentes estudios, utilizaremos la base de 
datos METLIN para la identificación de estas formas lipídicas. Este hecho será crítico 
en futuros estudios ya que se ha demostrado que el estrés nutricional no provoca 
dramáticas alteraciones estructurales en la composición de DAGs y PLs en las LDs de 
hepatocitos de ratones sometidos a dietas alta y baja en grasas. Sin embargo, sí se 
observó un importante aumento en el número y la cantidad de especies de TAGs 























1. Rab18 podría desempeñar un papel importante como mediador del transporte 
no vesicular de lípidos entre las gotas lipídicas y los orgánulos relacionados con la 
regulación del metabolismo lipídico (retículo endoplásmico, mitocondrias y 
peroxisomas), facilitando el anclaje entre estos orgánulos, lo que podría ocurrir a nivel 
de las mitochondria-associated membranes o MAMs. 
 
2. Para obtener un perfil lipidómico óptimo de LDs aisladas de adipocitos 3T3-
L1 y poder desarrollar así estudios comparativos es recomendable realizar la extracción 
de lípidos mediante el uso de cloroformo/metanol + ácido fórmico y la realización del 
análisis de cromatografía líquida sin previa purificación en fase sólida, analizando los 
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Tabla S1. Resultados obtenidos del análisis lipidómico de LDs de adipocitos 3T3 -L1 en 
estado basal (electroporados con el vector de expresión cMyc vacío o mock) del ensayo 1.  Se 
muestran los lípidos identificados agrupados de acuerdo a la clasificación vigente y compuestos de naturaleza no 
lipídica pertenecientes a la F1 analizada independientemente bajo un mismo tratamiento (Protocolo 1), mediante la 
base de datos Metlin (tabla superior) y la base de datos Agilent (tabla inferior). 
 
Ácidos grasos (FA) 
 





10-[5]-Ladderane-decanoic acid 4,14-Dimethyl-hexadecanoic acid C16:1n-21 
10E-Octadecenoic acid 2-Oxo-heneicosanoic acid C18:1n-1 
10E-Tetradecenyl acetate 2-Propyl-tridecanoic acid C18:1n-13 
10-Hexadecenoic acid 2Z-Octadecenoic acid C18:1n-14 
10-Methyl-heptadecanoic acid 3,5-Dimethyl-tetradecanoic acid C18:1n-15 
10-Methyl-heptadecanoic acid 3E-Hexadecenoic acid C16:1n-18 
10Z-Hexadecenyl acetate 3E-Tetradecenyl acetate C18:1n-2 
11,15-Dimethyl-hexadecanoic acid 2-Hydroxyhexadecanal Decyl octanoate 
11,15-Dimethyl-hexadecanoic acid 3-Methyl-pentadecanoic acid C18:1n-5 
11-Cycloheptylundecanoic acid 3-Octadecylenic acid C22:5n-3,6,9,12,15 
11E-Hexadecenyl acetate 3-Oxo-heneicosanoic acid C22:5n-3,7,10,14,18 
11E-Tetradecenyl acetate 3Z-Hexadecenyl acetate Decyl octanoate 
11-Hexadecenoic acid 3Z-Octadecenoic acid Cis-10-oleic acid 
11Z-Hexadecenoic acid 4,14-Dimethyl-hexadecanoic acid Cis-10-palmitoleic acid 
11Z-Hexadecenyl acetate 6,14-Dimethyl-hexadecanoic acid Cis-12-oleic acid 
12E-Tetradecenyl acetate 3-Ethyl-3-methyl-tridecanoic acid Cis-2-octadecenoic acid 
12Z-Hexadecenyl acetate 4,14-Dimethyl-hexadecanoic acid Cis-7-Hexadecenoic acid 
13,13-Dimethyl-tetradecanoic acid 6E-Hexadecenyl acetate Cis-7-octadecenoic acid 
13-Hexadecenoic acid 4,8,12,15,19-Docosapentaenoic acid Cis-8-oleic acid 
13-Methyl-pentadecanoic acid 4,8,12-Trimethyl-tridecanoic acid Cis-9-palmitoleic acid 
13Z-Hexadecenoic acid 4,8-Dimethyl-hexadecanoic acid Cis-vaccenic acid 
13Z-Octadecenoic acid 4-Hexyl-decanoic acid Decyl hexanoate 
14:0(10Me,13Me) 4-Hydroxyethinylestradiol Decyl octanoate 
14-Methylheptadecanoic acid 4-Octadecylenic acid Docosapentaenoic acid 
15E-Octadecenoic acid 4Z-Octadecenoic acid Dodecyl 2-methylpropanoate 
15-,Methyl-heptadecanoic acid 5E-Hexadecenyl acetate  
15Z-Octadecenoic acid 5Z-Hexadecenyl acetate Eicosapentaenoic Acid ethyl ester 
16E-Octadecenoic acid 5Z-Octadecenoic acid Elaidic Acid 
16Z-Octadecenoic acid 6,14-Dimethyl-hexadecanoic acid Ethyl 7Z-hexadecenoate 
17:1 (12) (7Me) 7-Palmitoleic acid Ethyl 9-hexadecenoate 
17:1 (4) (15Me) 6E-Tetradecenyl acetate Formyl 14-methyl-8E-hexadecenoate 
17:1 (4) (16Me) 6-Ethyl-tetradecanoic acid Formyl 14-methyl-8Z-hexadecenoate 
17:1 (6) (9Me) 6-Hydroxyethinylestradiol Formyl 2,6,10-trimethyl-dodecanoate 
17a-Ethynylestriol 6Z-Hexadecenoic acid Formyl heptadecanoate 
17-Octadecenoic acid 4,7,10,13,16-Docosapentaenoic acid Glycerol 1 - (5-hydroxydodecanoate) 
18:1 (13E) 7,10,13,16,19-Docosapentaenoic 
acid 
Hexadecyl acetate 
18:1 (14E) 7E-Octadecenoic acid Hexyl decanoate 
18:1 (14Z) 7-Hexadecenyl acetate Isopalmitic acid 
18-Octadecanolide 7-Methyloctyl 5-methylhexanoate Lambda isostearic acid 
19-Norpregna-1,3,5 (10)-trien-20-
yne-3,6,17-triol, (6b,17a)- 
7-Methyloctyl 7-methyloctanoate Linoleic acid (d4) 
2,14-Dimethyl-hexadecanoic acid 7-Palmitoleic acid Methyl 14-methyl-8-hexadecenoate 
2,15,16-Trihydroxy palmitic acid 7Z-Hexadecenyl acetate  
2,4-Dimethyl-tetradecanoic acid 7Z, 10Z, 13Z, 16Z, 19Z-
docosapentaenoic acid 
Myristic Acid ethyl ester 
Neostearic acid 
2,6-Dimethyl-5-heptenyl nonanoate 7Z-Octadecenoic acid 
8,9,16-Trihydroxy palmitic acid 
Octyl octanoate 
 8E-Hexadecenyl acetate Oleic Acid 
2-Octanone 9,10,16-Trihydroxy palmitic acid Palmitic acid 
2,6-Dimethyl-hexadecanoic acid 9E-Hexadecenyl acetate Palmitic Acid ethyl ester 
2,6-Dimethyl-tetradecanoic acid 9Z-Hexadecenyl acetate Petroselinic acid 
20-Oxo-heneicosanoic acid Butyl dodecanoate Stearic acid 
22:5 (4Z,7Z,10Z,13Z,16Z) C16:1n-14 Tetradecyl acetate 
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2-Ethyl-2-butyl-decanoic acid C16:1n-15 Tetradecyl isobutyrate 
2-Hexyldecanoic acid C16:1n-16 Trans-7-octadecenoic acid 
2-Heptyl-nonanoic acid C16:1n-17 Trans-8-elaidic acid 
2-Hydroxyethinylestradiol  Trans-12-elaidic acid 
2-Methyl-16-heptadecenoic acid C16:1n-19 Vaccenic acid 
 














MG (0:0/18:0/0:0) Glycidyl stearate Phytyl phosphate 
 
 
MG (16:0/0:0/0:0) N-n-Hexanoylglycine methyl ester Taxa-4  (20),11 (12)-dien-5-α-yl 
acetate 














  α-D-Glucosyl-(1,3)-D-mannose 
  β-D-Lactose 
  DEAE-Cellulose 
  D-Fructosyl-D-fructofuranose 
  Glucinol 
 
  Mannobiose 
  Se-Adenosylselenomethionine 







Flavine mononucleotide (FMN) 
  
   









8,11,14-Docosatriynoic acid  PI (22:2(13Z,16Z) / 18:1(9Z)) 
 






phenylalanine methyl ester 
 
2-Methoxy-17a-ethynylestradiol   
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Tabla S2. Resultados obtenidos del análisis lipidómico de LDs de a dipocitos 3T3-L1 en 
estado basal del ensayo 2.  Se muestran los lípidos identificados agrupados de acuerdo a la clasificación vigente 
y compuestos de naturaleza no lipídica pertenecientes a la F1 (tabla superior) y F2 (tabla inferior) analizadas 
independientemente y bajo tratamientos distintos (C/M: Protocolo 2; MTBE: Protocolo 3). 
 






Arachidonic acid (C20:4) 
Eicosadienoic acid (20:2) 
Linoleic acid (C18:2) 





Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 











Margaric acid (C17:0) 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 
Stearic acid (C18:0) 
 
3-Hydroxy-hexadecanoicacid 
Glycocholicacid Myristic acid (C14:0) 
Linoleic acid (C18:2) 
Margaric acid (C17:0) 

























Margaric acid (C17:0) 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 




Linolenic Acid (C18:3) 
Margaric acid (C17:0) 
Palmitic acid (C16:0) 




Margaric acid (C17:0) 
Myristic acid (C14:0) 
Octadecenylcarnitine 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 
Palmitoylcarnitine 
Stearic acid (C18:0) 
 
Eicosapentaenoic acid (C20:5) 
Linoleic acid (C18:2) 
Myristic acid (C14:0) 
Octadecenylcarnitine 
Palmitic acid (C16:0) 































Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 
Stearic acid (C18:0) 
 




Eicosadienoic acid (20:2) 
Linoleic acid (C18:2) 
Linoleylcarnitine 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 







Linolenic Acid (C18:3) 
Margaric acid (C17:0) 
Myristic acid (C14:0) 
Octadecenylcarnitine 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 






Linolenic Acid (C18:3) 
Margaric acid (C17:0) 
Myristic acid (C14:0) 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 
























Palmitic acid (C16:0) 





Linoleic acid (C18:2) 
Oleic acid (C18:1) 
Palmitic acid (C16:0) 








Linolenic Acid (C18:3) 
Margaric acid (C17:0) 
Myristic acid (C14:0) 
Octadecenylcarnitine 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 
Stearic acid (C18:0) 
 
 
Eicosapentaenoic acid (C20:5) 
Glycocholicacid 
Linoleic acid (C18:2) 
Linolenic Acid (C18:3) 
Margaric acid (C17:0) 
Myristic acid (C14:0) 
Palmitic acid (C16:0) 
Palmitoleic acid (C16:1) 
Octadecenylcarnitine 
Oleic acid (C18:1) 
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INTRODUCCIÓN
Rab18
Regula la lipogénesis y la lipólisis





Farese y Walther, 2009
OBJETIVOS
Establecer las bases metodológicas para caracterizar Rab18 en la interacción 
entre las LDs y otros orgánulos celulares implicados en el metabolismo lipídico 
en adipocitos, en el contexto de la regulación de la composición de las LDs
1. Determinar la posible localización de Rab18 en la intersección RE-
mitocondrias o MAMs
2.    Optimizar un protocolo de análisis lipidómico de LDs aisladas de 
adipocitos que sobreexpresan Rab18 vs. células control
RESULTADOS
Rab18 está presente en fracciones enriquecidas en Mitocondrias y MAMs














Rab18 podría desempeñar un papel como mediador del transporte de 
lípidos entre las LDs, el RE y mitocondrias, facilitando el anclaje entre estos 
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OBJETIVOS
Establecer las bases metodológicas para caracterizar Rab18 en la interacción 
entre las LDs y otros orgánulos celulares implicados en el metabolismo lipídico 
en adipocitos
1. Determinar la posible localización de Rab18 en la intersección RE-
mitocondrias o MAMs
2.    Optimizar un protocolo de análisis lipidómico de LDs de adipocitos 
3T3-L1 que sobreexpresan Rab18 vs. Control
RESULTADOS





























Ensayo 1: Mock Lipidómica
Liofilización
Base de datos METLINBase de datos METLIN
Base de datos Agilent
Mayor cantidad y diversidad de FAs
Poca detección
La combinación de ambas fracciones 
diluye la muestra
Pobre detección de fosfolípidos








































Chitraju et al., 2012
CONCLUSIONES FINALES
Rab18 podría desempeñar un papel como mediador del transporte de 
lípidos entre las gotas lipídicas y los orgánulos relacionados con el 
metabolismo lipídico,  a través del anclaje entre estos orgánulos, lo que 
podría ocurrir a nivel de las membranas asociadas a mitocondrias  o MAMs
Para obtener un perfil lipidómico óptimo de LDs de adipocitos 3T3-L1 es 
recomendable realizar la extracción de lípidos mediante el uso de 
cloroformo/metanol + ácido fórmico y la realización del análisis de 
cromatografía líquida sin previa purificación en fase sólida, analizando los 
resultados en la base de datos METLIN
